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Retinoids  are morphogens  and have been  implicated  in cell fate  commit‐
ment of embryonic stem cells (ESCs) to neurons. Their effects are mediated 
by  RAR  and  RXR  nuclear  receptors.  However,  transcriptional  co‐factors 
required  for cell and gene‐specific  retinoid  signaling are not known. Here 
we  show  that Protein aRginine Methyl Transferase  (PRMT) 1 and 8 have 
key  roles  in  determining  retinoid  regulated  gene  expression  and  cellular 








of  genes,  including  markers  of  gliomagenesis.  PRMT8  is  almost  entirely 
absent in human glioblastoma tissues. We propose that PRMT1 and PRMT8 
serve  as  a  rheostat  of  retinoid  signaling  to  determine  neuron‐
al cell specification  in a context‐dependent manner, and might also be re‐






Animal  cells  in  developing  embryos  receive  positional 
signals  from  diffusible  molecules,  called  morphogens. 
Retinoic  acid  (RA),  a  natural metabolite  of  vitamin  A, 
has been  proposed  to be  a  vertebrate morphogen  [1, 
2]. Molecularly,  RA  acts  via  the  activation  of RAR:RXR 
heterodimers.  RARs  and  RXRs  are  two  subfamilies  of 
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nuclear  receptors  (NRs) that bind  to DNA motifs called 
RA‐response  elements  (RAREs),  typically  arranged  as 
direct repeats (DR), and regulate transcription [3]. Unli‐
ganded  RAR:RXR  heterodimers  bind  to  co‐repressor 
complexes and are thought to maintain target genes  in 
a  repressed  state  [4].  Ligand binding  stimulates  a  cas‐
cade  of  events  resulting  in  the  release  of  the  co‐
repressor complexes, recruitment of transcriptional co‐
activators  and  thus  initiation  of  transcription  [5,  6]. 
However,  the  composition  of  co‐activator  and  co‐
repressor complexes is cell‐type and context dependent 
and  contributes  to  cell  specification  and  potentially 
gene‐specific transcription [7]. 
Members  of  the  Protein  aRginineMethyltransferase 
(PRMT) family have been shown to act as nuclear recep‐
tor co‐activators [8‐11]. Based on their enzyme activity 
PRMTs are grouped  into  three groups. Type  I enzymes 
(PRMT1,  2,  3,  4,  6  and  8)  catalyze  the  formation  of 
asymmetric dimethylarginine (aDMA) residues while the 
Type  II  (PRMT5)  enzyme  catalyze  the  formation  of 
symmetric  dimethylarginine  (sDMA)  residues.  Both 
Type  I  and  II  enzymes  generate  monomethylarginine 
(MMA)  intermediates.  The  Type  III  enzyme  (PRMT7) 
only generates a MMA mark [12]. 




functional  contribution  to  neurogenesis  remained 
largely uncharacterized [16‐19]. 
PRMT1  is  a  major  type  of  protein  arginine 
methyltransferase  and  the most  studied  one  [20].  Im‐
portantly,  PRMT1  null  mice  die  at  an  early  stage, 
indicating  its  essential  role  in  embryonic  development 
[17]. PRMT1‐dependent methylation of Arg3 on H4 tail 
peptides  facilitates P300‐mediated histone H4 acetyla‐




heterodimerization  may  be  required  for  PRMT1  to 
achieve  its  co‐activator  function  [24]. A  comparison of 
mammalian  PRMTs  revealed  that  PRMT8  is  PRMT1’s 
closest  paralogue  within  this  enzyme  family,  with  an 
identical exon structure and a brain specific expression 
pattern and can form a heterodimer with PRMT1 [25]. 
In  this  work,  we  explored  the  mechanistic  and 
functional role of PRMT1 and PRMT8 using a multistage 
differentiation model  of  mouse  embryonic  stem  cells 
(ESCs)  to  neurons.  Our  findings  implicate  asymmetric 
arginine  methylation  as  a  novel  way  to  regulate  the 
potency  of  retinoic  acid  regulated  transcriptional 
response. We show that PRMT1 and PRMT8 are  linked 
and  act  as  part  of  a  rheostat  to  integrate  retinoid 








information  about  the  antibodies  used  and  related 




Wild  type  and  genetically  modified  (see  in  the  text) 
mouse  ESCs  (kind  gift  of  Tomo  Saric  and  Istvan 
Szatmari) were  cultured on 0.1% gelatin  coated plates 




Cells were  treated with  vehicle  (dimethylsulfoxide)  or 
with  the  following  ligands:  LG268  (a  gift  from R. Hey‐




shRNA  lentiviral  plasmids  (MISSION  shRNA, 
TRCN0000018490‐493 and TRCN0000097479‐482) were 




Cells  were  treated  with  colcemid  (Sigma)  for  mitotic 
arrest and harvested by  standard hypotonic  treatment 
and  methanol:  acetic  acid  (3:1)  fixation.  Slides  were 
prepared by  standard air‐drying method. Twenty DAPI 





normal  saline  at  a  concentration  of  5x106  cells  ml‐1. 
SCID mice were anesthetized, and 100 μl of the cell sus‐
pension  was  injected  into  the  lower  leg.  After  4~6 





Total  RNA  was  isolated  with  TRIZOL  reagent 
(Invitrogen).  cDNA  synthesis was performed with High 
Capacity  cDNA  Reverse  Trancription  kit  (Applied 
Biosystems)  according  to  the  manufacturer’s 
recommendation.  Quantitative  PCR  was  performed 
using  real‐time  PCR  (ABI  PRISM  7900,  Applied 
Biosystems).  Gene  expression  was  quantified  by  the 
comparative  CT  method  and  normalized  to  Gapdh. 
Values  are  expressed  as  mean  ±  SD  of  the  mean. 
GraphPad  Prism  version  5.02  was  used  for  data 
interpretation.  The  sequences  of  the  primers  and 
probes are available upon request. 
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properties.  For  the  measurement  of  intracellular 
calcium  concentration  changes,  cells were  and  loaded 
with  the  calcium  indicator  dye  Oregon  Green  488 
BAPTA‐1, AM. Calcium imaging measurements has been 
was carried out as described by Koszeghy et al [28] with 






cates by using  TruSeq RNA  Sample  Preparation Kit  (Il‐




The  TopHat‐Cufflinks‐CummeRbund  toolkit  trio  was 
used  for mapping  spliced  reads, making  transcript  as‐
semblies,  and  getting,  sorting  and  visualizing  gene  ex‐




Data  has  been  analyzed  using  GeneSpring  v12.6.  All 
microarray data from this study have been submitted to 
the  Gene  Expression  Omnibus  (Series  accession 
number: GSE37060 and GSE37060). 




Cells  were  washed  and  labeled  with  rabbit  anti‐
H4R3me2a primary antibody diluted 800×  in 1% BSA  / 
1×PBS  / 5mM EDTA at 4ºC overnight using a  total  vo‐








Primary  analysis  of  the  ChIP‐seq  raw  reads  has  been 
carried  out  using  the  ChIP‐seq  analyze  command  line 
pipeline. IGV was used for data visualization. 
All ChIP‐seq data  from  this study have been submitted 




Glioblastoma  and  normal  brain  tissues were  collected 
during  neurosurgical  operations  in  the Department  of 
Neurosurgery, University of Debrecen. Normal samples 
were  collected  either  during  functional  neurosurgery 
for epilepsy or non‐tumor herniated brain tissue during 
tumor  surgery.  Sections  for  histological  analysis  were 
cut from the same samples used for mRNA analysis. All 









To  explore  the  involvment  of  arginine methylation  in 
neuronal  development, we  set  up  an  embryonic  stem 




result of all‐trans  retinoic acid  (RA)  treatment and  (IV) 
the fully differentiated neuronal cells [26]. Importantly, 
these  terminally  differentiated  neurons  have 
electrophysiological  properties  similar  to  those  brain‐
derived neurons and show positive staining for synapsin 
(Fig.1B,  Supporting  Information  Fig.S1A),  this  is  in  line 
with  the  findings  of  others  on  ESC  derived  neurons 
differentiated using the same method [30]. 
This  model  system  allows  a  systematic  step‐by‐step 
analysis  of  early  cell  fate  commitment  as well  as  late 
neural cell type specification. As Supporting Information 
Fig.S1B  shows  these  stages  can  be  characterized  by 





by  the  increased  Rarβ  expression.  At  this  stage  cells 
become  Pax6‐positive  neural progenitor  cells with  the 
characteristics of radial glial cells [26]. Members of the 
Hox‐family, such as Hoxb1, are also  induced. In the last 
stage,  high  expression  of  Tuj1  and  Dcx,  two  well 
established markers  of  neurogenesis  can  be  detected 
[32]. 
Using  this multistage  differentiation  system,  we  have 
found  that  proteins  with  symmetric  and  asymmetric 
dimethylated  arginine  (sDMA  and  aDMA)  residues  are 
present  in  ESCs  (Fig.1C  and  Supporting  Information 
Fig.S1C).  Asymmetric  arginine  methylation  level  of 
these proteins was changing dynamically during retinoic 
acid induced neural differentiation, suggesting either an 
increased  level  of  target  proteins  or  overall  Type  I 
enzyme‐activity.  A  68  kDa  protein  (likely  Sam68,  a 
previously  identified arginine methyltransferase target) 
[33]  showed  dramatically  increased  Asym24  level. 
Increased  expression  of  Sam68  during  neural 
differentiation  could  be  also  detected  (Supporting 
Information  Fig.S1C  and  S1D).  Importantly,  symmetric 
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from  RNA‐seq  in  undifferentiated  ESCs  revealed  the 
high level expression of PRMT1 in undifferentiated cells, 
suggesting  its  dominant  role  in  ESCs  arginine 
methylation (Fig.1D). RT‐qPCR validation confirmed that 
PRMT1  is  highly  expressed  in  ESCs  and  its  expression 
remained  constant  during  neural  differentiation 
showing  a  slight  increase  upon  RA‐treatment  (Fig.1E). 
Other  Type  I  PRMTs,  responsible  for  aDMA were  less 
abundant  in  ESCs,  but  PRMT2,  PRMT6  and  PRMT8 
showed  significantly  increased  gene  expression  in 
differentiated neurons. In line with the unaltered sDMA 
level,  expression  of  Type  II  PRMT5  was  not  changed 
(Fig.1E). 
Importantly, we  found  that asymmetric arginine dime‐
thylation  of  Histone  4  aRginine  3  (H4R3me2a)  also 
indicated  increased  asymmetric  arginine  methylation 
upon differentiation  (Fig.1F). H4R3me2a mark and  the 
identified Sam68 methylation are deposited by PRMT1 
and  its  closest  paralogue  PRMT8  [25,  34],  however, 
their  functional  redundancy  is  not  understood  yet. 
These  results drew our attention  to  the  importance of 
PRMT1 and PRMT8 in neurogenesis. PRMT1 maintained 
a more or  less even protein  level during  the course of 
RA‐dependent neural differentiation, while PRMT8 was 
induced  upon  RA  treatment  and was  present  only  in 
differentiated neurons  (Fig.1G). H4R3me2a and PRMT8 
showed nuclear localization, while PRMT1 could also be 





As  a  next  step  we  established  PRMT1  and  PRMT8 
knockdown ESCs to get functional  insights  into the role 
of these two proteins in neurogenesis. Although PRMT1 
knockout  ESCs  were  established  previously  [17],  a 
proper  genetic  control  was  not  available  for 
comperative  studies. Thus, we established PRMT1 and 
PRMT8  knockdown  ESCs  using  shRNA  based  gene 
silencing  (Fig.2A  and  2B;  Supporting  Information 
Fig.S2A‐S2F)  in  addition  to  PRMT1  knockout  cells 
(Supporting  Information  Fig.S2G).  Analysis  of 
asymmetrically  arginine  dimethylated  proteins  using 
anti‐ASYM24  antibody  revealed  hypomethylation  of 
certain  cellular  proteins  in  PRMT1‐depleted  ESCs 
(Fig.2B,  Supporting  Information  Fig.S2G).  PRMT1  was 
mainly  localized  in  the  cytoplasmic  fraction,  however 
asymmetric arginine methylation was more abundant in 
the  nucleus  (Fig.2C,  Supporting  Information  Fig.S1C). 
ASYM24  decorated  signal  intensity  decreased  in  both 
fractions  as  the  result  of  PRMT1  silencing.  The  total 
amount  of  PRMT1  mediated  H4R3me2a  histone 
modification  was  also  decreased  (Fig.2D),  further 
demonstrating the  functional consequences of the  loss 
of PRMT1 activity and  indicating  the  role of PRMT1  in 
the  regulation  of  chromatin.  PRMT1‐depleted  or 
knockout  cells  showed  typical  ESC  morphology  and 
positive  staining  for  well‐established  markers  of 
pluripotency (Fig.2E, Supporting Information Fig.S2H). 
To  clarify  the  transcriptional  consequences  of  the 
reduced  level of PRMT1  in ESCs we  carried out  global 
transcriptional  analyses  using  RNA‐seq.  Pathway 
analysis  clarified  that  the  165  differentially  expressed 
genes are mainly related to cellular movement (Hspb1, 
Fgfbp1,  Ctgf,  Cyr61),  proliferation  and  p53‐signaling 
(Camk2n1,  Igfbp3,  Smad7,  Tpm1),  tight  junction  and 
cytoskeletal  elements  (Myl9,  Thbs1,  Sepp1)  (Fig.2F, 
Supporting Table 1). A role for PRMT1 in many of these 
cellular function has been previously suggested in other 





showed  upregulation  in  PRMT1  depleted  ESCs  vs. 
control cells, suggesting the loss of repression on these 
genes  in hypomethylated cells (Fig.2F). Taken together, 
data  obtained  from  gene‐expression  analysis  indicate 
that  PRMT1,  beside  its  known  transcriptional  co‐
activator  function, has a  repressive  feature on a set of 
genes,  which  might  be  relevant  in  various  cellular 
functions. 
Importance  of  arginine  methylation  of  co‐regulators 
was demonstrated by others  [37, 38].  It has been also 
shown that methylation of Arg3 on H4 tail peptides faci‐
litates  P300‐mediated  histone  acetylation  in  vitro  [21‐
23].  In  order  to  see  whether  P300  and  PRMT1  are 
present  in  one  complex  in  ESCs  we  carried  out  co‐
immunprecipitation  experiments.  Several 
asymmetrically  arginine methylated  proteins were  co‐
immunprecipitated  by  P300  but  not with  the  isotope 
control  (Fig.2G).  Moreover,  the  asymmetric  arginine 
methylation of these proteins were PRMT1‐dependent. 
To  understand  the  contribution  of  PRMT1‐mediated 
arginine methylation  in  P300‐mediated  transcriptional 
and  epigenetic  program  of  ESCs  we  determined  the 
P300 cistrome  in the presence and absence of PRMT1. 
We  could  identify  3420  consensus  P300  binding  sites 
present  in  both  D3  and  E14  control  ESCs  (see 
Supporting  Information).  Motif  analysis  revealed  that 
P300  is  mainly  recruited  to  the  stem  cell  specific 
transcription factor Oct3/4, Sox2, Klf4, Esrrb and Nanog 
(Fig.2H).  Considering  only  those  P300  bindings  that 
were detectable and significant in both D3 and E14 cells 
between  control  and  PRMT1‐depleted  cells  we  could 
identify only ~90 genomic regions. Half of these regions 
showed  increased  P300  occupancy  in  PRMT1 
knockdowns  (Fig.2I).  We  could  identify  only  few 
examples  where  PRMT1‐dependent  P300  recruitment 
were coupled to differential gene expression (eg. Igsf21, 
Ankrd35, Sema3e, Colec12). These results suggest that, 
at  least  in  undifferentiated  ESCs,  P300  occupancy  is 
dominantly PRMT1‐independent. 
PRMT1 and PRMT8 regulate neural cell specification 
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We next evaluated  the differentiation potential of  the 
PRMT1‐depleted  cells.  Genome‐wide  comparison  and 
RT‐qPCR  validation  of  spontaneously  differentiated 
control and hypomethylated cells showed that classical 
lineage markers of endoderm, mesoderm and ectoderm 
were  similarly  induced  upon  spontaneous 
differentiation  (Supporting  Information  Fig.S3A‐S3C). 
Injection of PRMT1‐/‐ ESCs  into  immunodeficient mice 




PRMT1‐/‐  cells  were  also  able  to  differentiate  to 
Vimentin+  mesenchymal  cells  and  TroponinC+ 
cardiomyocytes  (Supporting  Information  Fig.S3D), 
suggesting  that  cells  can  undergo  differentiation  to 
various cell types in the absence of PRMT1. 
To  identify  differentiation‐related  signaling  pathways 
that  were  affected  in  hypomethylated  cells,  we 
compared  the  gene  expression  profile  at  day  4  of 
differentiation.  Pathway  analysis  based  on  altered 
expression of Dusp1, Fos, Smad3, Tgfb3, etc predicted 






Retinoic  acid  (RA),  acting  through  the  activation  of 
RXR:RAR,  is  a  general  inducer  of  ESCs  differentiation 
[39]. In order to characterize the early response of RA in 
PRMT1‐depleted  cells,  we  performed  genome‐wide 
comparison of gene expression  in RA treated embryoid 
bodies  (day  4).  12h  RA  treatment  changed  the 
expression of 127 genes  in control cells and 492 genes 
in  hypomethylated  cells  (Fig.3A).  While  most  of  the 
known retinoid targets, such as Cyp26a1, Dhrs3, Dleu7, 
Rbp1,  Stra8  were  induced  to  the  same  degree  in 
PRMT1‐depleted and control cells; Hoxa1, Hoxb1, Stra6, 
Pmp22 and Spsb1 also under  retinoic acid control  [40, 
41],  showed  higher  induction  in  hypomethylated  cells 
(Fig.3B,  Supporting  Information  Fig.S4  and  S5A,  S5B). 
Importantly,  many  genes  (eg.  Foxd3,  Otx2)  showed 
more  pronounced  RA‐induced  repression  in  PRMT1 
knockdown  cells,  while  Zfp428  and  Fgf5  were  only 
repressed  in  PRMT1‐depleted  cells  (Fig.3B,  Supporting 
Information  Fig.S4).  These  results  suggest  a  gene‐
selective regulatory effect of PRMT1 in the RA response 
of ESCs. 
To  further  investigate  this  gene‐selectivity  at  the 
promoter  level, we  transfected  ESCs with  the  Hoxb1‐
promoter, containing the endogenous DR2 RA‐response 
element,  linked  to  a  luciferase  reporter  gene  [41] 
(Supporting  Information  Fig.S5C).  Transient 
overexpression of PRMT1 resulted in a decrease in basal 
transcription  level of Hoxb1 (Fig.3C). To a  lesser extent 
Pmp22  and  Spsb1  enhancers were  also  suppressed  in 
the  presence  of  PRMT1.  The  ligand  induced  retinoid 
response  of  Hoxb1  and  Spsb1  were  also  decreased 
(Fig.3D).  Accordingly,  in  the  absence  of  PRMT1  RA‐
dependent  transcriptional  activity  was  markedly 
increased (Fig.3E). Importantly, PRMT1 had no effect in 
case  of  a  synthetic  canonical  DR2  response  element 
(Fig.3F), suggesting a context‐dependent and promoter‐
selective effect of PRMT1  in  the  regulation of  retinoid 
response. 
P300  has  been  implicated  as  a  regulator  of  retinoid 
response  in F9  cells  [42, 43].  In order  to  see, whether 
PRMT1‐modulated,  retinoic  acid  induced  gene 
expression  correlates  with  P300  binding,  we  first 
determined  the  RA‐dependent  P300  cistrome  in  ESCs. 
Upon RA treatment there was a ~3 fold reduction in the 
number  of  P300  binding  sites  in  control  cells  (Fig.3G) 
and  also  the  occupancy  was  substantially  decreased 




[44]. As  a  next  step, we  identified  the  P300  occupied 
genomic  regions  in  the  close  proximity  of  the  398 
PRMT1‐sensitive  RA  regulated  genes  (see  Fig.3A)  to 
identify  putative  common  master  regulators  of  these 
genes.  The  motif  analysis  of  these  genomic  regions 
revealed  the  enrichment  of  Oct3/4,  Sox2  and  Nanog 
beside  the  RAR:RXR  bound  NR  half  site  (Fig.3I). 
Interestingly,  comparison  of  promoter  regions  of 
PRMT1‐insensitive  (eg.  Cyp26a1,  Dleu7,  Rbp1,  Stra8, 
Dhrs3) and PRMT1‐sensitive  (eg. Hoxa1, Hoxb1, Spsb1, 
Pmp22,  Stra6  and  Foxd3,  Otx2,  Zfp428,  Fgf5)  genes 
showed  remarkable  differenes  in  the  overall 
enrichment  of  Oct3/4,  Sox2  and  Nanog  (Fig.3J). 
Moreover,  P300  redistribution  could  also  only  be 
detected on promoter region of PRMT1‐sensitive genes 
(Fig.3J,  Supporting  Information  Fig.S6B  and  S6C), 




signal  in  the  proximity  of  PRMT1‐sensitive  and 
insensitive  genes.  As  shown  in  Fig.3K  and  Supporting 
Information  Fig.S6D,  Hoxa1,  Spsb1,  Otx2  and  Zfp428 
enhancers showed clear PRMT1‐dependent enrichment 
of H4R3me2a at these regions, while P300 recruitment 
was  not  altered  (Fig.3L  and  Supporting  Information 
Fig.S6E).  RA‐dependent  changes  showed  no  clear 
tendency  between  the  compared  regions  (Supporting 
Information Fig.S6F, S6G).  In accordance with the P300 





further  enhanced  (see  also  Fig.  3J)  As  expected, Otx2 
and  Zfp428  showed  decreased  P300  binding  upon  RA 
treatment  (Supporting  Information  Fig.  S6H  and  S6I). 
Interestingly, we detected a constant Oct3/4 binding on 
the  Hoxa1  enhancer  even  after  24h  of  RA  treatment 
(Fig.  3M),  while  Oct3/4  occupancy  has  significantly 
PRMT1 and PRMT8 regulate neural cell specification 
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decreased on the enhancer of repressed Otx2 (Fig. 3N). 
These  data  collectively  suggest  that  RA  reguleted 
enhancers  can  be  grouped  into  PRMT1  sensitive  and 
insensitive  ones  with  distinct  transcription  factor 
complexes. The PRMT1 sensitive ones are characterized 










PRMT8  is  regulated  in  a  RA‐dependent manner,  ESCs 
were treated with RAR and RXR specific ligands. PRMT8 
expression  could  be  induced  by  RAR  specific  ligand 
AM580,  but  as  expected  RXR  specific  LG268  had  no 
effect  (Supporting  Information Fig.S7A). Moreover, RA‐
dependent  induction of PRMT8 showed a similar  time‐ 
and  dose  dependence  as  Hoxb1  and  Cyp26a1,  well‐
known direct  targets of  the  retinoid  signaling pathway 
(Fig.4B, Supporting Information Fig.S7B and S7C) [45]. A 
recently published RAR ChIP‐seq in F9 cells [46] allowed 
us  to  identify  a  putative  enhancer  in  the  promoter 
region of PRMT8. This region (‐1400 to ‐1450 relative to 
TSS)  contains  a  direct  repeat  with  no  spacer 
(AGGTCAAGGTCA,  DR0),  that  can  bind  RAR:RXR 
(Supporting  Information  Fig.  S7D).  Transfecting  an 
enhancer trap vector that contains this ~300bp genomic 
region  of  the  PRMT8  promoter,  we  could  validate 
functionally the element in response to RA treatment in 
ESCs  (Fig.4C). These  results confirm PRMT8 as a direct 
RA‐regulated  gene.  Importantly,  using  the  same 
construct, we could not detect RA‐dependent induction 
of  PRMT8  in  HEK293T  cells  (Fig.4C).  This  suggests  a 
more  complex  scenario,  where  the  presence  of 
additional  cell‐type  specific  factors  are  required  for 
proper enhancer activity. 
PRMT1  and  PRMT8  exhibit  high  sequence  similarities 
[25],  thus we were  interested whether  loss of  PRMT8 
may also affect retinoid response. Unexpectedly, loss of 
PRMT8  had  an  inhibitory  effect  on  the  retinoid 
response.  In  a  dose‐curve  comparison  of  Hoxb1  and 
Cyp26a1  induction  loss  of  PRMT8  resulted  in  a 
significant  increase  in  the  half  maximal  effective 
concentration  (EC50)  value  of  RA  (Hoxb1:  4.8nM  to 
860nM,  Cyp26a1:  148nM  to  808nM)  (Fig.4D).  To 
validate  the  co‐regulatory  function  of  PRMT8  in 
RAR:RXR  signaling,  enhancer  trap  vectors  of Hoxb1  or 
Cyp26a1 RARE were used  in a  luciferase reporter assay 
(see  Supporting  Information  Fig.  S5D).  As  shown  in 
Figure  4E,  ESCs  transfected  with  the  reporter  alone 
showed  RA‐dependent  induction,  which  was  further 
stimulated  by  co‐transfection  of  PRMT8.  In  contrast, 
loss of PRMT8  resulted  in a decreased  signal  intensity 
(Fig.4F). Moreover,  the  decrease  observed  in  PRMT8‐
depleted cells could be restored by the overexpression 
of PRMT8  (Supporting  Information Fig.S7E).  In contrast 
to PRMT1, loss of PRMT8 also resulted in a decrease in 











PRMT8  has  consequences  on  retinoic  acid  induced 
neuronal  differentiation  and/or  gene  expression.  The 
stability  of  the  knockdowns  has  been  confirmed  in 
differentiated  neurons  (Fig.5A,  Supporting  Information 
Fig.S8A).  Importantly,  loss  of  either  PRMT1  or  PRMT8 
resulted  in hypomethylation of neurons as detected by 
anti‐ASYM24 antibody (Fig.5A). 
At  day  12  of  differentiation  the  knockdown  derived 
neural  cells  showed  similar  morphology  and  high 
expression of typical neural markers, such as Lhx1, Pax6 
or  Tuj1  to  wild‐type  cells  (Fig.5B,  Supporting 
Information  Fig.S8B). PRMT1  knockout  cells  could also 
differentiate to TUJ1+ neurons (Supporting Information 
Fig.S8C),  further  demonstrating  that  PRMT1  is  not  an 
essential  factor  in  early  neural  differentiation.  In 
contrast,  genome‐wide  analysis  of  day  16  samples 
revealed  dysregulation  of  several  genes  in  PRMT1  or 
PRMT8‐depleted cells (Fig.5C). Loss of either PRMT1 or 
PRMT8 resulted in mainly the downregulation of genes. 
Interestingly,  grouping  of  the  differentially  expressed 
genes  identified that a  large fraction of the genes  (473 
out  of  947)  showed  similar  dysregulation  in  both 
knockdown  cell  types  (Fig.5D).  We  validated  Phox2b 
(Paired‐Like Homeobox 2b), an  important  transcription 
factor  of  neural  specification  [47]  and  Gfra2  (GDNF 
Family  Receptor  Alpha),  a  regulator  of  neurite  out‐
growth  [48] by RT‐qPCR  (Fig.5E). Gene expression data 
suggested that PRMT1 and PRMT8 might act together in 
the  regulation  of  these  genes.  Indeed,  as  shown  in 
Figure  5F,  co‐immunoprecipitation  studies  confirmed 
that the two proteins are likely present in one complex. 
To  further  evaluate  the  characteristics  of  early 
progenitors  and  differentiated  neurons, we  compared 
the  ratio  of  dividing  vs.  non‐dividing  cells.  In  the 
progenitor phase mitotic index of PRMT1‐depleted cells 
were  significantly higher  (Fig.5G). Cell  cycle analysis of 
differentiated  cells  at  day  16  also  suggested  that 
PRMT1‐depleted cells show significantly higher number 
of non‐terminally differentiated, dividing cells (Fig.5H). 
Importantly,  expression  level  of  ES  markers  and 
mesoderm,  endoderm  or  early  ectoderm  lineage 
markers  were  similarly  low  in  neurons  differentiated 
from  hypomethylated  cells  (Supporting  Information 
Fig.S8D‐F),  further  confirming  that  loss  of  PRMT1  and 
PRMT8 do not  inhibit the neural differentiation per se. 
Ingenuity  pathway  analysis  of  the  473  genes  (Fig.5D) 
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implicated  PRMT1  and  PRMT8  in  neuronal  synaptic 
formation,  glutamate  receptor  signaling  and  axonal 
guidence  (Supporting  Information  Fig.S8G).  Next,  we 
studied  functional  properties  of  PRMT1  or  8‐depleted 
neurons by calcium imaging. This method allowed us to 
compare >200 cells per condition.  Importantly, the fre‐
quency  of  calcium peaks  and  the  frequency  of  action 
potentials  recorded  in  the  same neuron  showed a  sig‐
nificant correlation (Supporting Information Fig.S9A),  in 
accordance  with  earlier  observations  [28,  49,  50]. 
Approximetly 50% of the cells showed neural activity in 
the  control  and  PRMT8  knockdown  cells, while  in  the 
PRMT1‐depleted cell culture the rate of active cells was 
almost  100%  (Fig.5I).  As  a  remarkable  difference,  we 
found  that  the  frequency  of  fast  calcium  signals  per 
active  cells  was  dramatically  dropped  in  PRMT8‐
knockdowns, suggesting an important role of PRMT8  in 
the  establishement  of  neuronal  excitability  (Fig.5J). 
Another  interesting  observation  was  the  frequent 
occurance  of  synchronous  activity  among  the  cells  of 










cells  (Fig.6A  and  6B).  Using  PRMT1‐PRMT8  double 
knockdown cells we found that these genes are PRMT8‐
dependent (Fig.6C‐E). 
We  used  a  large  number  of  human  primary  glioma 
samples  to  confirm  that  PRMT8‐dependent  Cxcr4  and 
Efemp1  indeed  show  dysregulation  in  glioblastoma 
multiforme  (GBM)  (Fig.6F).  Prompted  by  this  finding 
and a result of a recent study that  linked SNP variation 
in  PRMT8  promoter  to  familial  gliomagenesis  [54] we 
also determined expression of PRMT8 in these samples. 
Very  strikingly,  PRMT8  itself  showed  a  substantially 
lower  expression  level  in GBM  samples, while  PRMT1 
did not show a difference between the groups (Fig.6F). 






We  combined  genetic  approaches  with  genome‐wide 
gene  expression  technologies  to  unravel  the 
contribution of PRMT1 and PRMT8 to  in vitro neuronal 
differentiation. We  propose  the  following model  (Fig. 
6G). There are two distinct phases during the course of 
neural  differentiation:  in  early  stages  only  PRMT1  is 
expressed.  PRMT1  acts  as  a  selective  repressor  of  a 
large set of retinoic acid  induced genes (Hoxa1, Hoxb1, 
Pmp22  and  Spsb1).  The  promoter  regions  of  these 
PRMT1‐sensitive  genes  are  regulatory  “hotspots”  as 








sion  of  PRMT8.  In  this  late  stage,  PRMT8  collaborate 
with PRMT1, but PRMT8 might also exist as a homodi‐
mer [25]. PRMT8 in such complex acts as a co‐activator 
that potentiates  retinoid  response.  In  this way PRMT1 
and  its  closest  paralogue  PRMT8,  integrate  the  mor‐
phogenic  RA  signal  in  a  temporal manner  acting  as  a 
rheostat.  Loss  of  PRMT1  or  PRMT8  results  in  mostly 




It has been  also  shown  to  bind  the  activation  domain 
(AD2)  of  primary  co‐activators  and  enhance 
transcription  [10].  In  contrast  to  this,  our  results  now 
show  a  repressive  function  of  PRMT1,  confirming  in 
principle  the  findings  of  previous  studies  providing 
evidence  for  co‐repressor  roles  for PRMT1  in different 
cellular context  [55, 56]. These opposing  roles  in gene 
expression regulation are not unique to PRMT1, similar 
phenomenon  has  been  reported  in  case  of  other  co‐
activators as well [57]. 
Gene  and  enhancer  selectivity  is  also  a  novel  and 
striking  feature  of  PRMT1,  however  the  exact 
mechanism  remained  unclear.  Strikingly,  PRMT1‐
sensitive  sites  show  characteristics of  cell‐type  specific 
regulatory  “hotspots”  [58]:  key  transcription  factors, 
such as Oct3/4, Sox2, Klf4 and Nanog are enriched and 
mark  these  genomic  regions.  Importantly,  the  co‐
activator P300 is also selectively recruited to these sites 
upon  RA‐treatment,  providing  further  evidence  to  the 
existence of distinct epigenetic states between PRMT1‐
sensitive and  insensitive  sites. We  found no  indication 
that  loss  of  PRMT1 would  affect  P300  recruitment  to 
these  “hotspots”,  but  we  could  detect  a  remarkable 
decrease  in the  level of H4R3me2a mark at these sites 
in  PRMT1‐depleted  cells,  suggesting  the  presence  of 
PRMT1 at these sites. PRMT1‐insensitive regions did not 
show  PRMT1‐dependent H4R3me2a  enrichment,  how‐
ever few exceptions could be noticed (eg. Rarβ). Due to 
the lack of reliable ChIP‐grade anti‐PRMT1 antibody, we 
could  not  get  reproducible  data  so  far  which  would 
provide direct  evidence  for  the presence of PRMT1 at 
these  sites  though. A potential mechanism  for  the en‐
hancer  selective  effect  of  PRMT1  is  that  P300  or  a 
member of this protein complex  is arginine methylated 
and this affects its co‐activator function. This possibility 
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of  arginine methylated  proteins  in  the  P300  complex. 
Further studies will be required to evaluate this possibil‐
ity in neuronal differentiation. 
The  result of  loss of PRMT1  function  in differentiation 
neurons  is  altered  gene  expression.  Gene  expression 
data  obtained  can  be  used  in  further  studies  to 
mechanistically  describe  the  PRMT‐dependent 
transcriptional  network  in  neurogenesis.  Importantly, 
the  detected  gene  expressional  differences  could  be 
linked to various functional defects. First, we found that 
loss of PRMT1  resulted  in a delay  in  the cell cycle exit 




A  recent  study  identified methylation of  brain  sodium 
channel  Nav1.2  in  response  to  seizures  [60].  Our 
preliminary  comparison  of  electrophysiological 
properties  of  the  knockdown  cells  led  us  to  the 
conclusion  that  PRMT1  and  PRMT8  likely  responsible 
for the proper function of ion channels. Further in vitro 
and  animal  studies  will  be  required  to  identify  more 
precisely  the  functional  consequences of  loss of  these 
PRMTs. 
Dysregulation of RA‐signaling has also been  implicated 
in  disease  emergence  and  progression  [61].  It  is  an 
intriguing  question  whether  PRMT1  and  PRMT8  are 
involved  in pathological conditions of the brain as well. 
Our  pathway  analysis  indicates  a  role  of  PRMT1  and 
PRMT8  in MAPT  (microtubule‐associated  protein  tau), 
APP (amyloid beta A4 protein), PSEN1 (presenilin 1) and 
BDNF  (brain‐derived neurotrophic  factor)  related path‐
ways.  Moreover,  several  genes  showing  dysregulated 
expression in knockdowns have been also identified in a 
recent  study  as  potential  markers  of  human  AD  [62] 
(Supporting Information Fig.S9B and S9C). As PRMT1 or 
PRMT8  expression  has  not  been  investigated  in  such 





that  PRMT1  and  PRMT8  share  the  highest  degree  of 
identity  within  this  enzyme  family  [25].  Not  only  the 
amino acid sequence of  the  two proteins, but also  the 
intron‐exon boundaries are well  conserved,  suggesting 
that  PRMT8  evolved  by  the  duplication  of PRMT1. 
Importantly, a  recent study demonstrated  that despite 
the similarities, PRMT1 and PRMT8 have non‐redundant 
functions  in  the neural development of Zebrafish  [63], 
suggesting  that  PRMT8  has  acquired  novel  functions 
since  its  duplication.  Our  genome‐wide  screen  and 




recent  study,  up‐regulation  of  PRMT1  has  been 
reported  in glioma tissues and glioma cell  lines  [65].  In 
order to revisit this issue we used a large patient cohort 
and  found  that  the  RNA  levels  of  PRMT8  are  almost 
completely  down‐regulated  in  glioma  tissues.  A  trivial 
explanation may be that PRMT8, a highly specific neural 
marker,  is  not  expressed  in  astrocyte‐derived  tumors 
[66].  Alternatively,  loss  of  PRMT8  positively  affects 
astrocyte differentiation, resulting  in a shift  in cell  fate 
commitment.  Further  in  vivo  and  in  vitro  studies  are 
required  to provide evidence  to  this. Our  results  show 
that  loss of PRMT8 results  in a decrease  in the  level of 
Gfra2  and  increase  in  the  level  of  Cxcr4,  Dhfr  and 
Efemp1 in a single and double knockdown cells as well. 
These  are  established  markers  of  astrocyte‐derived 
glioma [52, 67, 68]. Furthermore, a recent genome‐wide 
linkage study of glioma families linked a PRMT8 related 
SNP  to  gliomagenesis  [54]. Downstream  effect  of  this 
SNP  has  not  been  linked  to  the  expression  of  PRMT8 
yet.  Although  further  work  is  required,  these  results 
already  provide  strong  support  to  the  notion  that 
PRMT8 might be a genetic  risk  factor  in gliomagenesis 
and  also  a  putative  therapeautic  target. Regardless  of 





In  summary,  the  results  of  this  study  suggest  a  novel 
and  so  far  unprecedented  mechanism  of  how  two 
evolutionary  linked  proteins  with  similar  enzymatic 
activity  can  have  distinct  effects  on  cellular 
differentiation  through  the  integration  of  retinoid 
signaling  acting  as  parts  of  a  rheostat.  These  results 
provide  a  new  conceptual  framework  for  the 
interpretation  of  retinoid  signaling  in  neuronal 
differentiation and potentially  in other  tissues as well. 
These  proteins,  PRMT1  and  PRMT8,  can  also  be 
targeted  pharmacologically  to  modulate  neuronal 






The  authors  would  like  to  acknowledge  Dr.  Istvan 
Szatmari  and  members  of  the  Nagy  laboratory  for 
discussions  and  comments  on  the  manuscript.  We 
thank Ibolya Furtos, Beata Szalka, Marta Beladi, Imrene 
Molnar  and  Zoltanne  Karolyi  for  technical  assistance. 
We  thank  Dr.  Andras  Dinnyes  and  Julianna  Kobolak 
(Agricultural  Biotechnology  Center,  Godollo,  Hungary) 
for help with ES work. L.N is supported by a grant from 
the  Hungarian  Scientific  Research  Fund  (OTKA 
K100196),  TÁMOP422_2012_0023  VÉD‐ELEM  imple‐




is  a  recipient  of  TÁMOP‐422/B10/1_2010_0024  grant 
and  supported  by  TÁMOP  4.2.4.  A/2‐11‐1‐2012‐
0001/A2‐JÁDJ‐13. B.LB was  supported by a grant  from 
PRMT1 and PRMT8 regulate neural cell specification 
www.StemCells.com ©AlphaMed Press 2014 
9
the  Hungarian  Scientific  Research  Fund  (OTKA 





4.2.2.A‐11/1KONV‐2012‐0023.  A.K.  was  supporterd  by 




lized  Medicine  of  the  University  of  Debrecen.  RNA‐
sequencing was  performed  at  the  Centre National  de 
Genotypage  (CNG) Paris, directed by  Jean‐Francois De‐
leuze and  supported by  the European Sequencing and 
Genotyping  Infrastructure  (funded  by  the  European 
Comission, FP7/2007‐2013) under grant agreement no. 









of  data,  Data  analysis  and  interpretation,  Manuscript 
writing;  E.C.:  Data  analysis  and  interpretation;  A.H.: 
Data analysis and interpretation; A.K.: Collection and/or 
assembly of data, Data analysis and interpretation; C.B.: 
Collection  and/or  assembly  of  data;  S.P.:  Collection 
and/or  assembly  of  data;  I.J.:  Provision  of  study 
material; L.I.: Collection and/or assembly of data; G.S.: 
Collection and/or assembly of data; B.D.: Data analysis 
and  interpretation;  E.B.:  Data  analysis  and 
interpretation; S.S.: Collection and/or assembly of data; 
K.K.: Collection and/or assembly of data; I.K.: Collection 
and/or  assembly  of  data;  G.H.:  Collection  and/or 
assembly  of  data;  L.B.:  Collection  and/or  assembly  of 
data;  Á.K.:  Collection  and/or  assembly  of  data;  P.S.: 
Data  analysis  and  interpretation;  B.L.B.:  Financial  sup‐
port,  Conception  and  design,  Data  analysis  and  inter‐









oping  chick  limb  bud.  Nature. 
1987;327:625‐628. 
2  Shimozono  S,  Iimura  T,  Kitaguchi  T  et  al. 




mily:  a  personal  retrospect  on  the  first 
two  decades.  Mol  Endocrinol. 
2005;19:1418‐1428. 
4 Koide T, Downes M, Chandraratna RA et al. 
Active  repression  of  RAR  signaling  is  re‐
quired  for  head  formation.  Genes  Dev. 
2001;15:2111‐2121. 
5  Glass  CK,  Rosenfeld  MG.  The  coregulator 
exchange  in  transcriptional  functions  of 
nuclear  receptors.  Genes  Dev. 
2000;14:121‐141. 
6  Rochette‐Egly  C.  Dynamic  combinatorial 
networks  in  nuclear  receptor‐mediated 
transcription.  J  Biol  Chem. 
2005;280:32565‐32568. 
7 Lonard DM, O'Malley B W. Nuclear receptor 
coregulators:  judges,  juries,  and  execu‐
tioners  of  cellular  regulation.  Mol  Cell. 
2007;27:691‐700. 
8 Xie Y, Ke S, Ouyang N et al. Epigenetic regu‐
lation  of  transcriptional  activity  of  preg‐
nane X  receptor by protein arginine me‐
thyltransferase  1.  J  Biol  Chem. 
2009;284:9199‐9205. 
9 Rizzo G, Renga B, Antonelli E et al. The me‐
thyl  transferase  PRMT1  functions  as  co‐
activator of farnesoid X receptor (FXR)/9‐
cis  retinoid  X  receptor  and  regulates 
transcription  of  FXR  responsive  genes. 
Mol Pharmacol. 2005;68:551‐558. 
10  Koh  SS, Chen D,  Lee  YH  et  al.  Synergistic 
enhancement  of  nuclear  receptor  func‐
tion by p160 coactivators and two coacti‐
vators with protein methyltransferase ac‐
tivities.  J  Biol  Chem.  2001;276:1089‐
1098. 
11 Balint BL, Szanto A, Madi A et al. Arginine 
methylation  provides  epigenetic  tran‐




methylarginine  marks.  Biochim  Biophys 
Acta. 2014. 
13  Lee  YH, Ma H,  Tan  TZ  et al. Protein  argi‐
nine  methyltransferase  6  regulates  em‐
bryonic  stem  cell  identity.  Stem  Cells 
Dev. 2012;21:2613‐2622. 
14 Wu Q, Bruce AW, Jedrusik A et al. CARM1 
is  required  in  embryonic  stem  cells  to 
maintain pluripotency and resist differen‐
tiation. Stem Cells. 2009;27:2637‐2645. 
15  Nakajima  T,  Matsuoka  Y,  Kakimoto  Y. 
Isolation  and  identification  of  N‐G‐
monomethyl, N‐G, N‐G‐dimethyl‐ and N‐
G,N' G‐dimethylarginine  from  the hydro‐




ro2a  cells. Neurosci  Lett.  2008;445:162‐
165. 
17 Pawlak MR, Scherer CA, Chen J et al. Argi‐
nine  N‐methyltransferase  1  is  required 
for  early  postimplantation mouse  devel‐
opment, but cells deficient in the enzyme 




thylation  occur  predominantly  at  type  I 
arginine  methylation  sites  and  involve 
protein  arginine  methyltransferase  1.  J 
Neurosci Res. 2002;67:435‐442. 
19 Tsai YJ, Pan H, Hung CM et al. The predo‐
minant  protein  arginine  methyltransfe‐
rase  PRMT1  is  critical  for  zebrafish  con‐
vergence  and  extension  during  gastrula‐
tion. FEBS J. 2011;278:905‐917. 




of  histone  H4  at  arginine  3  facilitating 









tive  functions  of  PRMT1,  p300,  and 
CARM1  in  transcriptional  activation  by 
p53. Cell. 2004;117:735‐748. 
24  Lee DY,  Ianculescu  I, Purcell D  et  al.  Sur‐
face‐scanning mutational analysis of pro‐
tein  arginine  methyltransferase  1:  roles 
of  specific amino acids  in methyltransfe‐
rase  substrate  specificity,  oligomeriza‐
tion, and coactivator function. Mol Endo‐
crinol. 2007;21:1381‐1393. 
25  Lee  J,  Sayegh  J, Daniel  J  et  al.  PRMT8,  a 
new  membrane‐bound  tissue‐specific 
member of  the protein  arginine methyl‐




of  CNS  progenitors  and  neurons  from 
mouse embryonic stem cells. Nat Protoc. 
2007;2:1034‐1043. 
PRMT1 and PRMT8 regulate neural cell specification 
www.StemCells.com ©AlphaMed Press 2014 
10
27 Martin B, Bernardon  JM, Cavey MT et al. 
Selective  synthetic  ligands  for  human 




the  activity  of  the  granule  neurones  of 
the rat dorsal cochlear nucleus‐‐a calcium 
imaging  study.  Pflugers  Arch. 
2012;463:829‐844. 
29 Barish GD, Yu RT, Karunasiri MS et al. The 
Bcl6‐SMRT/NCoR  cistrome  represses  in‐
flammation  to attenuate atherosclerosis. 
Cell Metab. 2012;15:554‐562. 
30  Barth  L,  Sutterlin  R,  Nenniger  M  et  al. 
Functional  differentiation  of  stem  cell‐
derived  neurons  from  different  murine 






32  Diez  del  Corral  R,  Storey  KG. Markers  in 
vertebrate  neurogenesis.  Nat  Rev  Neu‐
rosci. 2001;2:835‐839. 
33  Cote  J,  Boisvert  FM, Boulanger MC  et  al. 
Sam68 RNA binding protein  is an  in vivo 
substrate  for  protein  arginine  N‐
methyltransferase  1.  Mol  Biol  Cell. 
2003;14:274‐287. 
34 Sayegh  J, Webb K, Cheng D et al. Regula‐
tion  of  protein  arginine  methyltransfe‐
rase 8  (PRMT8) activity by  its N‐terminal 




required  for  DNA  damage  checkpoint 
control. Genes Dev. 2005;19:671‐676. 
36  Yu  Z,  Chen  T,  Hebert  J  et  al.  A  mouse 
PRMT1  null  allele  defines  an  essential 
role  for  arginine methylation  in  genome 
maintenance  and  cell  proliferation. Mol 
Cell Biol. 2009;29:2982‐2996. 
37  Chevillard‐Briet M,  Trouche  D,  Vandel  L. 
Control  of  CBP  co‐activating  activity  by 
arginine  methylation.  EMBO  J. 
2002;21:5457‐5466. 
38 Ceschin DG, Walia M, Wenk SS et al. Me‐
thylation  specifies  distinct  estrogen‐
induced binding site repertoires of CBP to 


















mechanisms  distinguish  retinoic  acid‐
mediated  transcriptional  responses  in 
stem  cells  and  fibroblasts.  J  Biol  Chem. 
2010;285:14534‐14548. 
44 Visel A, Blow MJ, Li Z et al. ChIP‐seq accu‐
rately  predicts  tissue‐specific  activity  of 
enhancers. Nature. 2009;457:854‐858. 
45 Simandi Z, Balint BL, Poliska S et al. Activa‐
tion  of  retinoic  acid  receptor  signaling 





al. Dissecting  the  retinoid‐induced  diffe‐
rentiation of F9 embryonal stem cells by 
integrative  genomics.  Mol  Syst  Biol. 
2011;7:538. 
47  Brunet  JF,  Pattyn  A.  Phox2  genes  ‐  from 
patterning to connectivity. Curr Opin Ge‐
net Dev. 2002;12:435‐440. 
48  Yoong  LF,  Too  HP.  Glial  cell  line‐derived 
neurotrophic factor and neurturin  inhibit 
neurite  outgrowth  and  activate  RhoA 
through  GFR  alpha  2b,  an  alternatively 
spliced isoform of GFR alpha 2. J Neuros‐
ci. 2007;27:5603‐5614. 
49  Helmchen  F,  Imoto  K,  Sakmann  B.  Ca2+ 







51  Ehtesham  M,  Thompson  RC.  CXCR4‐
Expressing  Glial  Precursor  Cells  Demon‐
strate  Enhanced  Migratory  Tropism  for 
Glioma.  J  Cancer  Ther.  2013;3:1086‐
1091. 
52 Idbaih A, Carvalho Silva R, Criniere E et al. 
Genomic  changes  in progression of  low‐





tiation/DNA  binding  Id2  and  Id4  during 






non‐familial  glioma.  Hum  Genet. 
2012;131:1507‐1517. 
55 Kleinschmidt MA, Streubel G, Samans B et 
al.  The  protein  arginine  methyltransfe‐
rases  CARM1  and  PRMT1  cooperate  in 
gene  regulation.  Nucleic  Acids  Res. 
2008;36:3202‐3213. 
56  Lafleur  VN,  Richard  S,  Richard  DE.  Tran‐
scriptional  repression  of  hypoxia‐
inducible  factor‐1  (HIF‐1)  by  the  protein 
arginine  methyltransferase  PRMT1.  Mol 
Biol Cell. 2014;25:925‐935. 
57  Rogatsky  I,  Luecke HF,  Leitman DC  et  al. 
Alternate  surfaces  of  transcriptional  co‐
regulator GRIP1 function  in different glu‐




sive  chromatin  remodelling  and  estab‐
lishment of transcription factor 'hotspots' 
during  early  adipogenesis.  EMBO  J. 
2011;30:1459‐1472. 
59 Chittka A. Dynamic distribution of histone 
H4  arginine  3 methylation marks  in  the 
developing  murine  cortex.  PLoS  One. 
2010;5:e13807. 
60  Baek  JH,  Rubinstein M,  Scheuer  T  et  al. 
Reciprocal  Changes  in  Phosphorylation 
and  Methylation  of  Mammalian  Brain 
Sodium  Channels  in  Response  to  Sei‐











of  Protein  Arginine  Methyltransferase 
prmt8 in Zebrafish Embryonic and Neural 
Development  Is Non‐Redundant with  Its 
Paralogue  prmt1.  PLoS  One. 
2013;8:e55221. 
64 Ali R, Campos B, Dyckhoff G et al. Quantifi‐
cation  of  retinoid  concentrations  in  hu‐
man serum and brain tumor tissues. Anal 
Chim Acta. 2012;725:57‐66. 
65 Wang  S,  Tan  X,  Yang B  et  al.  The  role of 
protein  arginine‐methyltransferase  1  in 
gliomagenesis.  BMB  Rep.  2012;45:470‐
475. 
66  Kousaka  A, Mori  Y,  Koyama  Y  et  al.  The 
distribution  and  characterization  of  en‐




Fibulin‐3  is  uniquely  upregulated  in ma‐
lignant gliomas and promotes  tumor cell 
motility  and  invasion.  Mol  Cancer  Res. 
2009;7:1756‐1770. 
68  do  Carmo  A,  Patricio  I,  Cruz  MT  et  al. 







PRMT1 and PRMT8 regulate neural cell specification 





























PRMT1 and PRMT8 regulate neural cell specification 
www.StemCells.com ©AlphaMed Press 2014 
12
 
PRMT1 and PRMT8 regulate neural cell specification 







(C)  Western  blot  analysis  of  subcellular  fractionations.  Cytoplasmic  (CYTO)  and  nuclear  fractions  (NUC)  of 
undifferentiated  shSCR and  shPRMT1 ESCs were  isolated and probed  for PRMT1 and ASYM24. GAPDH  is a  loading 
control for cytoplasm. 
(D) Total  intranuclear  levels of H4R3  asymmetric dimethylation  as  compared by  indirect  immunofluorescence be‐
tween undifferentiated shSCR and shPRMT1 ESCs. 
(E)  Characterization  of  unmodified D3,  shSCR,  shPRMT1  and  shPRMT8  ESCs.  Expression  of  ES marker  SSEA‐1  and 
OCT3/4  were  determined  by  immunocytochemistry.  Alkaline  Phosphatase  (AP)  staining  show  undifferentiated 


















(K)  Ingenuity  pathway  analysis of  genes differentially  expressed  at  day  4. Microarray  experiment was  carried out 
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Figure 3. PRMT1 acts as selective regulator of retinoid regulated genes 









(empty) plasmids were  co‐transfected with NHf290‐Hoxb1‐Luciferase  plasmid[41]  or  Pmp22  and  Spsb1  enhancers 






(F) DR2  retinoic acid  response element  containing  luciferase plasmid was  co‐transfected with pcDNA3.1‐empty or 
pcDNA3.1‐PRMT1 expression vector. Cells were treated with RA for 24h using the indicated concentrations. 
Normalized luciferase activity was determined and the mean of triplicate determinations +/‐ SD is shown. 









(K) H4R3me2a ChIP‐qPCR signals on the  indicated  individual enhancers  (see Fig.3J) as detected  in untreated shSCR, 
shPRMT1 and shPRMT8 ESCs. 
(L)  P300  ChIP‐qPCR  signals  on  the  indicated  individual  enhancers  as  detected  in  untreated  shSCR,  shPRMT1  and 
shPRMT8 ESCs. 





PRMT1 and PRMT8 regulate neural cell specification 
www.StemCells.com ©AlphaMed Press 2014 
16
 
PRMT1 and PRMT8 regulate neural cell specification 
www.StemCells.com ©AlphaMed Press 2014 
17
Figure 4. PRMT8 is a Retinoic Acid Receptor regulated gene and acts as a co‐activator of retinoid signaling 









(E)  TK‐Luc  Hoxb1  or  TK‐Luc  Cyp26a1  enhancer  traps were  constructed  by  cloning  ~300bp  regions  of  Hoxb1  and 
Cyp26a1, respectively (see Supporting Information Fig.S5D). ESCs were transfected along with pCMV‐Tag2‐empty or 
pCMV‐Tag2‐PRMT8 expression plasmid. Cells were treated with RA for 24h using the indicated ligand concentrations. 
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ded and permeabilized cells were stained with propidium  iodide and measured by  laser scanning cytometry.  In the 
left panel, the bar charts show the percentage of cells in the different cell cycle phases. Error bars: SD calculated from 
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Figure 6. Loss of PRMT8 results in a gene expression profile that resemble neurological disorder 
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